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Detection of antibodies and risk factors associated with Toxoplasma gondii in wild
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RESUMEN
El objetivo del estudio fue determinar la presencia de anticuerpos contra Toxoplasma.
gondii en animales silvestres de los órdenes Carnivora, Primates, Perissodactyla,
Cetartiodactyla y Rodentia en el zoológico del Patronato del Parque de las Leyendas,
Lima, Perú, así como identificar los factores de riesgo que intervienen en su presentación,
estableciendo el rol que cumplen felinos domésticos (Felis silvestris f. catus) y roedores
del género Rattus errantes y libres en el establecimiento en estudio en la transmisión del
parásito. Se tomaron muestras de sangre de 332 animales (Carnivora: 75, Primates: 71,
Perissodactyla: 32, Cetartiodactyla: 134, Rodentia: 20); así como a 41 felinos domésticos
y 124 roedores del género Rattus. Además, muestras de cerebro, corazón, hígado y
diafragma de los roedores Rattus spp para el análisis histopatológico e
inmunohistoquímico. Las muestras de suero fueron analizadas mediante hemaglutinación
indirecta (1:64 - 1:2048), considerando como positivo a títulos >1/64. Se determinó
anticuerpos (IgG, IgM) mediante 2-Mercaptoetanol para determinar infecciones agudas y
crónicas. En la evaluación de los factores de riesgo se consideraron las variables orden,
sexo, tiempo en la institución (<5; 6-10; >10 años) y tipo de recinto (abierto y cerrado),
evaluándose mediante análisis de regresión logística múltiple ajustado a Stepwise. La
frecuencia de anticuerpos anti-T. gondii en animales silvestres en cautiverio fue de 77.1
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± 4.4%, con reactividad serológica principal de IgG (73.4%, casos crónicos) y fuerte
respuesta serológica (1/2048) en el 53.9% de los animales. Los factores de riesgo asocia-
dos a la transmisión de T. gondii fueron el orden, animales con más de 10 años en la
institución (OR: 4.18) y en recinto abierto (3.99) (p<0.05). Los roedores y gatos que
deambulan en el zoo exhibieron una baja (11.3 ± 6.0) y moderada (58.5 ± 15.2) frecuencia
de anticuerpos anti-T. gondii, respectivamente. Se detectaron quistes tisulares en mus-
culatura cardiaca y esquelética (diafragma) en los roedores (4%, 5/124), pero no se pudo
demostrar la presencia de T. gondii mediante inmunohistoquímica.
Palabras clave: Toxoplasma gondii; animales silvestres; Rattus sp; Felis silvestris f.
catus; anticuerpos
ABSTRACT
The aim of this study was to determine the presence of antibodies against Toxoplasma.
gondii in wild animals of the orders Carnivora, Primates, Perissodactyla, Cetartiodactyla
and Rodentia in the zoo of the Patronato del Parque de las Leyendas, Lima, Peru, as well
as to identify the risk factors associated to toxoplasmosis, establishing the role in the
transmission of the parasite of domestic felines (Felis silvestris f. catus) and rodents of
the genus Rattus running free in the zoo. Blood samples were taken from 332 animals
(Carnivora: 75, Primates: 71, Perissodactyla: 32, Cetartiodactyla: 134, Rodentia: 20); as
well as in 41 domestic felines and 124 rodents of the genus Rattus. In addition, samples
of brain, heart, liver and diaphragm from the rodents for histopathological and
immunohistochemical analysis. Serum samples were analysed by indirect
hemagglutination (1:64 - 1: 2048), considering as positive titres greater >1/64. Antibodies
(IgG, IgM) were determined by 2-Mercaptoethanol to determine acute and chronic
infections. In the evaluation of the risk factors, the variables order, sex, time in the institution
(<5, 6-10, >10 years) and type of enclosure (open and closed) were analysed by multiple
logistic regression analysis adjusted to Stepwise. The frequency of anti-T. gondii
antibodies in wild animals in captivity was 77.1 ± 4.4%, with serological main reactivity of
IgG (73.4%, chronic cases) and strong serological response (1/2048) in 53.9% of the
animals. The risk factors associated with the transmission of T. gondii were the order,
animals with more than 10 years in the zoo (OR: 4.18) and exhibited in open area (3.99)
(p<0.05). Rodents and cats that roam in the zoo had a low (11.3 ± 6.0) and moderate (58.5
± 15.2) frequency of anti-T. gondii antibodies respectively. Tissue cysts were detected in
cardiac and skeletal muscles (diaphragm) in rodents (4%, 5/124), but the presence of T.
gondii could not be demonstrated by immunohistochemistry.
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INTRODUCCIÓN
Los parques zoológicos son espacios de
concentración de animales silvestres que cum-
plen un rol en la conservación de la biodiver-
sidad, además de ser centros de investiga-
ción y de educación para la población. La
participación de la fauna silvestre como
reservorios o portadores de zoonosis es de
gran importancia, pues constituyen compo-
nentes vitales en el ciclo epidemiológico de
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enfermedades que afectan a los seres huma-
nos y animales domésticos (Acha y Szyfres
2003; Pavlin et al., 2009, Cutler et al., 2010).
Algunos estudios han estimado que el 60%
de los patógenos emergentes que afectan al
hombre proceden de los animales y que más
del 70% de estos tienen origen en la fauna
silvestre (Cutler et al., 2010).
Toxoplasma gondii se encuentra pre-
sente en todas las latitudes, tanto en pobla-
ciones humanas como en más de 300 espe-
cies de mamíferos domésticos y silvestres y
en cerca de 30 especies de aves de corral y
silvestres. Es un agente patógeno de gran
importancia médica y veterinaria, con conse-
cuencias diversas y de intensidad variable en
función de la especie, edad y estado
inmunitario (Dubey y Jines, 2008; Dubey,
2010).
Los felinos (domésticos y silvestres) son
los hospederos definitivos de T. gondii, eli-
minando ooquistes no esporulados al medio
ambiente a través de las heces, los cuales
luego de esporular constituyen la forma
infectante para otras especies animales, así
como para el mismo felino (Cordero del Cam-
pillo et al., 1999). La infección puede
transmitirse, además, por quistes tisulares
presentes en la carne de ratones, aves y her-
bívoros (Dubey, 2010).
En el Perú se han realizado varios estu-
dios sobre prevalencia de anticuerpos contra
T. gondii en ovinos (44%), cerdos (33.6%),
alpacas (44.5%), caninos (24%) y felinos
(11%) (Gómez et al., 2003; Ruiz et al., 2012;
Cerro et al., 2014; Bernal et al., 2015; Luyo
et al., 2017). Sin embargo, los estudios en
animales silvestres son escasos; entre ellos,
el trabajo realizado por Navarro et al. (2015)
en carnívoros y el de Muñoz et al. (2005),
quiénes reportaron una alta prevalencia
(90.3%) en primates en cautiverio de la es-
pecie Cebus apella.
Se han reportado frecuencias variables
de T. gondii en zoológicos de varios países.
En la Republica Checa, España y EEUU se
han determinado seroprevalencias en carní-
voros (47-90%), primates (22-46%),
perisodáctilos (33%) y artiodáctilos (22-25%)
(Gorman et al., 1986; Sedlák y Bártová, 2006;
Sobrino et al., 2007). Las frecuencias altas
en carnívoros se deben probablemente a los
hábitos de alimentación por consumo de car-
ne infectada, habiéndose observado
prevalencias de hasta 100%, aunque
clínicamente inaparentes en animales de las
familias Hyaenidae, Mustelidae, Ursidae y
Viverridae del orden Carnivora (Sobrino et
al., 2007). Sin embargo, herbívoros como
canguros, lémures y koalas, así como
primates neotropicales suelen estar relacio-
nados a mortandad aguda de curso fulminan-
te (Acha y Szyfres, 2003; Epiphanio et al.,
2003; De Camps et al., 2008).
Diversos factores epidemiológicos jue-
gan un papel importante en la transmisión de
T. gondii en los animales silvestres en cauti-
verio. La infección puede ser mantenida por
la presencia de roedores, palomas y felinos
(Dubey, 2010). Por otro lado, diversos
vectores (cucarachas, moscas coprófilas,
gusanos de tierra, etc.) pueden actuar como
hospederos de transporte de ooquistes fecales
que son consumidos por algunas especies de
animales silvestres, realizando una disemina-
ción mecánica (Acha y Szyfres, 2003).
Por lo antes señalado, el objetivo del
presente estudio fue determinar la presencia
de anticuerpos contra Toxoplasma gondii en
animales silvestres en cautiverio de los órde-
nes Carnivora, Primates, Perissodactyla,
Cetartiodactyla y Rodentia, así como identi-
ficar los factores de riesgo que intervienen
en su presentación, estableciendo el rol que
cumplen los felinos domésticos (Felis
silvestris f. catus) y roedores del género
Rattus que deambulan en estado libre en el
zoológico, en la transmisión del parásito.
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MATERIALES Y MÉTODOS
Lugar del Estudio
El estudio se realizó en el Zoológico del
Patronato del Parque de las Leyendas, ubi-
cado en el distrito de San Miguel, Lima, a 50
msnm, entre enero de 2014 y diciembre de
2015. El procesamiento de las muestras se
llevó a cabo en el Laboratorio de Parasitología
de la Facultad de Medicina Veterinaria
(FMV) de la Universidad Nacional Mayor
de San Marcos (UNMSM), Lima, Perú. Los
animales en estudio fueron tratados bajo nor-
mas y principios de guías internacionales ba-
sadas en principios para la investigación
biomédica que involucra animales
(Bankowski y Howard-Jones, 1986).
Animales Silvestres y Muestras
Se colectaron muestras de 332 anima-
les distribuidas en 51 especies silvestres
(Cuadros 1 y 2), que formaron parte del con-
trol sanitario rutinario del parque zoológico.
Las especies pertenecían a cinco órdenes:
Carnivora (n=75), Primates (n=71),
Perissodactyla (n=32), Cetartiodactyla
(n=134) y Rodentia (n=20). La contención
de los animales se hizo con redes y/o seda-
ción (xilacina y ketamina). Muestras de san-
gre fueron obtenidas a través de la punción
de la vena braquial, yugular o femoral, usan-
do vacutainers estériles. Las muestras fue-
ron identificadas y trasladadas con refrige-
rantes al laboratorio para su procesamiento
y análisis.
Felinos Domésticos y Muestras
Se obtuvieron muestras sanguíneas de
41 felinos domésticos (Felis silvestris f.
catus), que deambulaban en forma libre en
el parque zoológico. Esos animales fueron
capturados mediante el uso de trampas ca-
seras tipo Tomahawk y fueron sometidos a
control reproductivo (castración, ovariohis-
terectomía), como parte del manejo sanitario
del centro. Las muestras de sangre fueron
obtenidas mediante punción de la vena cefálica,
previa anestesia con xilacina (1 mg/kg) y
ketamina (10 mg/kg).
Roedores y Muestras
Los roedores (n=124) fueron atrapados
durante un periodo de 12 meses (marzo 2014
a marzo 2015), mediante el uso de trampas
Tomahawk de captura viva (8x9x23 cm). Se
colocaron 30 trampas en lugares estratégi-
cos y debidamente identificadas mediante la
utilización de un GPS, a distancia no mayor
de cinco metros en forma radial y revisadas
al día siguiente de su colocación. Los roedo-
res fueron anestesiados mediante la inhala-
ción de cloroformo e inyección de ketamina
(100 mg/kg). La muestra de sangre se obtu-
vo mediante punción intracardiaca y los ani-
males fueron sacrificados mediante
sobredosis de pentobarbital sódico.
Se registraron parámetros morfo-métri-
cos para establecer la especie de roedor (lon-
gitud total, largo de cola, patas y orejas) ade-
más del sexo y peso. Para la edad, pesos
mayores de 130 y 200 g en Rattus rattus y
Rattus norvergicus son considerados como
ejemplares adultos, respectivamente (Katara-
novski et al., 1994; Milazzo et al., 2010). En
la manipulación de los roedores se siguieron
los estándares de bioseguridad y normas de
procesamiento, según los protocolos del Cen-
tro de Enfermedades Infecciosas y Preven-
ción de Atlanta (Mills et al., 1998).
Anticuerpos Anti-T. gondii
Los anticuerpos contra T. gondii se
determinaron mediante la prueba de
hemaglutinación indirecta (HAI) con un «kit»
comercial, siguiendo el protocolo del fabri-
cante (Wiener Lab, 2008), Se hicieron dilu-
ciones de la muestra de 1:64 a 1:2048 en
felinos y animales silvestres y hasta 1:4096
en roedores (Rattus spp), considerándose
como positivos los títulos iguales o mayores a
1/64. Reacciones positivas fueron conside-
radas en aquellos sueros que mostraron aglu-
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Cuadro 1. Especies silvestres contempladas en el estudio (Parte I) 
 
Orden / Familia Especie Nombre común N.° 
Carnivora   75 
Ursidae Ursus americanus Oso negro 2 
 Ursus arctos arctos Oso pardo 2 
 Tremarctos ornatus Oso de anteojos 7 
Felidae Panthera leo León  10 
 Leopardus colocolo Gato del Pajonal 7 
 Leopardus tigrinus Oncilla 6 
 Panthera onca Otorongo 9 
 Panthera tigris Tigre 3 
 Leopardus pardalis Tigrillo 2 
 Puma concolor Puma  3 
 Leopardus wiedii Margay 1 
Mustelidae Eira barbara Tayra  3 
 Pteronura brasiliensis Lobo de río / nutria gigante 1 
Canidae Lycalopex culpaeus Zorro andino 3 
 Lycalopex griseus Zorro plateado 1 
 Canis lupus familiaris Perro Peruano sin Pelo 6 
Procyonidae Nasua nasua Coatí 4 
 Potos flavus Chosna 5 
Primates   71 
Cebidae Cebus apella Mono machín negro  30 
 Cebus albifrons Mono machín blanco 5 
Aotidae Aotus nancymaae Mono nocturno o 
musmuqui 
7 
Pitheciidae Pithecia monachus Mono huapo negro 8 
Atelidae Lagothrix lagotricha Mono choro común 9 
 Ateles chamek Mono maquisapa negro 4 
 Ateles belzebuth Mono maquisapa cenizo 1 
Cercopithecidae Papio hamadryas Papión sagrado 4 
 Macaca mulatta Macaco 1 
 Chlorocebus aethiops Mono tota o verde 1 
Hominidae Pan troglodytes Chimpancé 1 
 
tinación del antígeno, caracterizada por la
formación de una malla o de por lo menos
50% del área de la cavidad de la microplaca.
La formación de botón compacto fue consi-
derada como reacción negativa. En todos los
ensayos se utilizaron controles positivos y
negativos. Además, en animales seropositivos
se determinó la presencia de anticuerpos (IgG
e IgM) mediante el uso del 2-Mercaptoetanol
para dilucidar si el tipo de infección es aguda
o crónica.
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Cuadro 2. Especies silvestres contempladas en el estudio (Parte II) 
 
Orden / Familia Especie Nombre común N.° 
Cetartiodactyla   134 
Bovidae Ovis aries Oveja  24 
 Ovis musimon Muflón 1 
 Capra hircus Cabra alpina 48 
 Bubalus arnee Búfalo de agua 3 
Cervidae Hippocamelus antisensis Taruca 2 
 Odocoileus virginianus Venado cola blanca 30 
Camelidae Vicugna vicugna Vicuña 6 
 Lama glama Llama 3 
 pacovicuña Pacovicuña 1 
 Vicugna pacos Alpaca 7 
 Lama guanicoe Guanaco 4 
Tayassuidae Pecari tajacu Sajino 4 
Giraffidae Giraffa camelopardalis Jirafa 1 
Perissodactyla   32 
Tapiridae Tapirus terrestris Tapir amazónico 15 
Equidae Equus caballus Caballo 10 
 Equus grevyi Cebra de Grevy 4 
 Equus quagga Cebra de Grant 3 
Rodentia   20 
Dasyproctidae Dasyprocta punctata Añuje dorado 3 
 Dasyprocta fuliginosa Añuje común 4 
Caviidae Hydrochoerus hydrochaeris Ronsoco 2 
 Dolichotis patagonum Mara 9 
Hystricidae Hystrix cristata Puerco espín africano 2 
 
Análisis Histológico e Inmunohistoquí-
mico en Rattus spp
Muestras de tejidos (cerebro, corazón,
hígado y diafragma) de los roedores fueron
fijadas en formalina tamponada al 10% du-
rante 48 horas y posteriormente procesadas
mediante métodos rutinarios para microscopía
óptica para su tinción con Hematoxilina-
Eosina (HE). Se realizaron cortes, que se
colocaron en laminillas cubiertas con poli-L-
lisina. Se utilizó la técnica de anticuerpo pri-
mario y polímero conjugado. Como anticuer-
po primario se utilizó un anticuerpo comer-
cial: antisuero hiperinmune caprino anti-T.
gondii, a una dilución de 1:300 y un polímero
conjugado como anticuerpo secundario de
conejo anti-caprino IgG. Para revelar la re-
acción inmunológica se utilizó el reactivo co-
mercial 3,3´-diaminobezidina tetrahydro-
chloride (DAB) para identificar estructuras
con inmunopositividad a T. gondii (Lacave y
Caballero, 2012).
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Encuesta Epidemiológica
Por cada animal silvestre se aplicó una
encuesta epidemiológica con información
concerniente a la orden, especie, edad, sexo,
alimentación, recinto de exhibición y tiempo
en la institución. Asimismo, se obtuvo infor-
mación concerniente a cada roedor
(parámetros morfométricos, edad estimada,
sexo y peso) y felino doméstico (edad, sexo).
Análisis de la Información
El análisis de los factores de riesgo en
animales silvestres fue efectuado en dos eta-
pas utilizando el análisis de regresión logísti-
ca múltiple con el modelo de ajuste de
Stepwise. En la primera, cada variable se
cruzó con la variable dependiente (seroreactor
positivo a T. gondii) donde se obtuvieron va-
lores de Odds ratio (OR) crudos para cada
variable de exposición. Aquellas que presen-
taron un valor de p<0.05 por el test de Chi-
cuadrado fueron incluidas en el análisis
multivariado, utilizando la regresión logística
múltiple (Hosmer y Lemeshow, 2000), para
la definición de un modelo que mejor identifi-
cara los factores de riesgo, con un nivel de
significancia de 5%. El ajuste del modelo fi-
nal fue verificado con la prueba de Stepwise.
Los análisis fueron realizados con el progra-
ma STATA v. 14. La asociación entre las
variables epidemiológicas (orden [n=5], sexo,
alimentación [herbívoro, omnívoro, carnívo-
ro], tiempo en la institución [0-5, 6-10, >10] y
recinto de exhibición [abierto, cerrado]) y
seropositividad para T. gondii fue efectuada
con el cálculo OR e intervalo de confianza al
95% (IC 95%).
La frecuencia de T. gondii en roedores
y gatos errantes fue expresada en porcenta-
je con su respectivo intervalo de confianza.
La posible asociación entre las variables con
el parasitismo fue analizada mediante la prue-
ba de Chi cuadrado. Se utilizó estadística des-
criptiva para el estudio histopatológico en
muestras de tejidos de roedores.
Consideraciones Éticas
Todos los procedimientos del presente
estudio contemplaron los lineamientos de las
buenas prácticas clínicas y de ética en inves-
tigación biomédica y con las normas regla-
mentadas por el Comité de Ética para el Uso
de Animales de Experimentación de la FMV-
UNMSM (Expediente 2014-02).
RESULTADOS
La seroprevalencia de ocurrencia natu-
ral de infección por T. gondii en animales
silvestres criados en cautiverio fue de 77.1 ±
4.4%, siendo mayor de 70% en animales de
las órdenes Carnivora, Primates, Cetartio-
dactyla y Rodentia y de 56% en animales del
orden Perissodactyla, resultado que denota
una amplia distribución del agente infeccioso
(Cuadro 3). Asimismo, el 53.9% (138/224)
de los animales presentaron serología positi-
va asociada a títulos serológicos elevados
(1/2048) en todas los órdenes en estudio, a
excepción de los Peryssodactyla, cuyo máxi-
mo título fue de 1/512. Además, el 73.4%
(188/256) de animales seroreactores a T.
gondii mostraron principalmente anticuerpos
IgG, compatibles con casos crónicos y solo el
26.6% (68/256) fueron compatibles con ca-
sos agudos (IgM), como resultado del exa-
men de HAI-mercaptoetanol (Cuadro 3).
El análisis de regresión logística sin ajus-
te indicó que la variable sexo y alimentación
no constituyeron factores de riesgo para la
presentación de la parasitosis; sin embargo,
hubo asociación estadística significativa
(p<0.05) con las variables orden, tiempo del
animal en la institución y recinto de exhibi-
ción (Cuadro 4). El análisis de regresión lo-
gística múltiple ajustado a Stepwise (Cuadro
5) mostró que las variables independientes
mantuvieron significancia (p<0.05) estadísti-
ca con algunos cambios en la magnitud de la
asociación de los riesgos ajustados respecto
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Cuadro 3. Comportamiento serológico anti-T. gondii en animales silvestres en cautiverio 






























 6 7 6 10 4 24 57/75 38.0 66.7 
Ursidae 0 1 1 1 0 7 10/11 30 70 
 Felidae 3 4 5 6 3 14 35/41 34.3 65.7 
 Mustelidae 3 1 0 0 0 0 4/4 0 100 
 Canidae 0 0 0 0 1 1 2/10 0 100 
 Procyonidae 0 1 0 3 0 2 6/9 66.6 33.3 
Primates 
(76.7%) 
 2 5 6 5 5 30 53/71 30.2 60.8 
Cebidae 0 3 4 2 2 21 32/35 9.4 90.6 
 Aotidae 1 1 1 0 0 1 4/7 75 25 
 Pitheciidae 1 0 0 1 2 2 6/17 66.7 33.3 
 Atelidae 0 0 0 0 0 5 5/5 20 80 
 Cercopithecidae 0 1 1 1 1 1 5/6 80 20 
 Hominidae 0 0 0 1 0 0 1/1 100 0 
Cetartiodactyla 
(82.1%) 
 6 3 8 11 8 74 110/134 23.6 76.4 
Bovidae 3 3 3 5 7 41 62/76 22.6 77.4 
 Cervidae 2 0 4 4 0 19 29/32 17.2 82.8 
 Camelidae 0 0 0 2 1 13 16/21 25 75 
 Tayassuidae 1 0 1 0 0 0 2/4 100 0 
 Giraffidae 0 0 0 0 0 1 1/1 100 0 
Perissodactyla 
(56.2%) 
 5 6 2 5 0 0 18/32 5.6 94.4 
Tapiridae 1 1 0 4 0 0 6/15 16.7 83.3 
 Equidae 4 5 2 1 0 0 12/17 0 100 
Rodentia 
(90.0%) 
 2 1 1 4 0 10 18/20 33.3 66.7 
Dasyproctidae 1 0 1 2 0 1 5/7 60 40 
 Caviidae 1 1 0 2 0 7 11/11 18.2 81.8 
 Hystricidae 0 0 0 0 0 2 2/2 50 50 
Total  21 22 23 35 17 138 256/332 26.6 73.4 





de los riesgos crudos. Los órdenes Rodentia,
Cetartiodactyla, Primates y Carnivora pre-
sentaron 8.77, 4.93, 3.60 y 2.61 veces más
posibilidades de presentar anticuerpos con-
tra T. gondii, respectivamente, que los ani-
males del orden Perissodactyla. Asimismo,
se encontró un incremento de la frecuencia
de T. gondii (72.5-88.6%) conforme se
incrementa los años de permanencia en el
centro en cautiverio (Cuadro 5), encontrán-
dose que los animales con más de 10 años en
la institución mostraron 4.18 veces más ries-
go de infección que animales con permanen-
cia de hasta 5 años (p<0.05).
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Cuadro 4. Factores de riesgo asociados a Toxoplasma gondii en animales silvestres en 
cautiverio (Zoológico del Patronato del Parque de las Leyendas), Lima, Perú. 
Cálculo del Odds Ratio crudo (2014-2015) 
 





IC 95% Valor 
p Mínimo Máximo 
Orden        
Perissodactyla 32 18 56.25 1    
Primates 71 53 74.65* 10.35 1.50 71.27 0.018 
Carnivora 75 57 76.00 7.96 0.81 52.70 0.077 
Cetartiodactyla 134 110 82.09* 7.41 2.69 20.38 0.000 
Rodentia 20 18 90.00* 8.74 1.65 46.31 0.010 
Sexo        
Machos 115 82 71.30 1    
Hembras 217 174 80.18 1.30 0.72 2.36 0.375 
Tiempo en la institución       
0 a 5 años 182 132 72.53 1    
de 6 a 10 71 54 76.06 1.57 0.94 4.72 0.068 
> 10 años 79 70 88.61* 4.89 2.44 16.12 0.000 
Alimentación        
Herbívoro 200 156 78.00 1    
Omnívoro 86 64 74.42 0.19 0.050 1.37 0.11 
Carnívoro 46 36 78.26 0.41 0.73 4.55 0.60 
Exhibición        
Cerrado 32 18 56.25 1    
Abierto 300 238 79.33* 4.62 1.29 16.54 0.019 
Total 332 256 77.1± 4.4     
* p<0.05 
 
La seropositividad fue significati-
vamente superior (p<0.05) en animales que
eran mantenidos en recintos de exhibición
abiertos (79.3%; Cuadro 4) en comparación
aquellos que permanecían en recintos cerra-
dos (56.25), mostrando OR: 3.99 (Cuadro 5).
La frecuencia de anticuerpos anti-T.
gondii fue de 58.54% (24/41) en los gatos
(Felis silvestris f. catus) y de 11.29% (14/124)
en las ratas (Cuadros 6 y 7). Asimismo, la
mayoría de los gatos expuestos a T. gondii
evidenciaron la fase crónica de la infección
(IgG 95.8%, [23/24]) y el 66% (16/24) de
gatos seropositivos mostraron títulos altos de
anticuerpos (1/2048) (Cuadro 6).
No se observaron efectos significativos
entre especie, sexo y edad de los roedores
(Rattus spp) con la infección por T. gondii
(Cuadro 7). Asimismo, el título más frecuen-
te fue 1/64 (35.7%, [5/14]), seguido de 1/128
(28.57%, [4/14]) en los animales serorreac-
tores, evidenciándose similar proporción de
anticuerpos IgM (57.1% [8/14]) e IgG
(42.9% [6/14%]) (Cuadro 8).
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Cuadro 5. Factores de riesgo asociados a Toxoplasma gondii en animales silvestres en 
cautiverio, (Zoológico del Patronato del Parque de las Leyendas), Lima, Perú. 
Cálculo de Odss Ratio ajustado1 (2014-2015) 
 
Variables Odds Ratio 
Intervalo de confidencia 95% 
Valor p 
Mínimo Máximo 
Orden     
Primates 3.61 1.17 11.07 0.025 
Carnivora 2.61 1.04 6.55 0.040 
Cetartiodactyla 4.93 2.07 11.74 0.000 
Rodentia 8.77 1.69 45.44 0.010 
Perissodactyla 1    
Tiempo en la institución    
>10 años 4.18 1.84 9.48 0.001 
=5 años 1    
Exhibición (recinto)     
Abierto 3.99 1.37 11.6 0.011 
Cerrado 1    
1 Regresión logística múltiple ajustado a Stepwise 
Cuadro 6. Frecuencia y respuesta serológica anti-Toxoplasma gondii en gatos (Felis silvestris




























Hembras 0 1 1 0 0 5 7/15 46.67 14.3 85.7 
Machos 1 2 1 2 0 11 17/26 65.38 0 100 
Total 1 3 2 2 0 16 24/41 58.5±15.2 4.2 95.8 
 
En la evaluación histopatológica e
inmunohistoquímica se evidenciaron formas
parasitarias quísticas (4%, [5/124]), principal-
mente en el diafragma, seguido del músculo
estriado cardíaco de los roedores. Solo dos
animales seroreactores positivos a T. gondii
con títulos de 1/4096 evidenciaron quistes
tisulares 14.28% (2/14). Sin embargo, no se
pudo demostrar la presencia de quistes de T.
gondii mediante la técnica de inmunohisto-
química en los roedores que evidenciaron
quistes tisulares.
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Cuadro 7. Frecuencia anti-Toxoplasma gondii en roedores (Rattus spp) errantes libres en un 
Zoológico de Lima, Perú (2014-2015) 
 
 N° Positivos P % ±IC95% X2 Valor de p 
Especie      
Rattus rattus 46 6 13.04 - - 
Rattus norvegicus 78 8 10.26 0.22 0.636 
Sexo      
Hembras 60 4 6.67 - - 
Machos 64 10 15.63 2.48 0.115 
Edad       
Juvenil-subadulto 92 9 9.78 - - 
Adulto 32 5 15.63 0.81 0.368 
Total (% ± IC) 124 14 11.29 ± 6.0   
 
Cuadro 8. Comportamiento serológico anti-T. gondii en roedores (Rattus spp) errantes libres 
































Especie  6 7 6 10 4 24  57/75 38.0 66.7 
Rattus rattus 3 1 0 0 0 0 2 6/46 83.3 16.7 
 R. norvegicus 2 3 2 1 0 0 0 8/78 37.5 62.5 
Sexo            
 Hembras 1 2 0 1 0 0 0 4/60 25 75 
 Machos 4 2 2 0 0 0 2 10/64 70 30 
Edad            
 Juvenil-
subadulto 4 2 1 1 0 0 1 9/92 77.8 22.2 
 Adulto 1 2 1 0 0 0 1 5/32 20 80 
Total  5 4 2 1 0 0 2 14/124 57.1 42.9 
 
DISCUSIÓN
Los parques zoológicos constituyen un
ecosistema artificial cerrado y pueden alber-
gar una amplia diversidad de agentes infec-
ciosos y constituir una fuente de disemina-
ción de patógenos parasitarios para los ani-
males silvestres del propio zoológico, anima-
les sinantrópicos, funcionarios y público visi-
tante (Silva et al., 2007).
El presente estudio reportó 77% de ocu-
rrencia de anticuerpos para la infección por
T. gondii en mamíferos de los cinco órdenes
en estudio, indicando que la infección por este
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patógeno es frecuente en ese establecimien-
to. La seroprevalencia encontrada es una de
las mayores que ha sido reportada en com-
paración con seroprevalencias entre 24.0 y
53.3% reportadas en otros parques zoológi-
cos del continente americano (Smitth y
Frenkel, 1995; De Camps et al., 2008,
Minervino et al., 2010; Pimentel et al., 2009;
Alvarado Esquivel et al., 2013) y entre 33.3
y 34.5% en zoológicos europeos (Sedlák y
Bártová, 2006; Alerte, 2008; Tidy et al., 2017).
La comparación entre seroprevalencias
de T. gondii en parques zoológicos es comple-
ja debido a la variedad de especies silvestres
con diversos hábitos de comportamiento, nú-
mero de especímenes evaluados, técnica de
diagnóstico serológico, punto de corte, condi-
ciones climáticas y de higiene a las que se ex-
ponen los animales, así como la ubicación geo-
gráfica de los parques zoológicos (Sedlák y
Bártová 2006; De Camps et al., 2008). En este
sentido, Sedlák y Bártová (2006) reportaron en
zoológicos de la República Checa y Eslovaquia
seroprevalencias de 34.7% (193/596) en ma-
míferos silvestres, pudiendo la diferencia ser
debida, además, al uso de una técnica de ma-
yor especificidad, como es la técnica de
inmunofluorescencia indirecta.
Existe controversia al señalar la disper-
sión del agente infeccioso en animales silves-
tres en su habitad natural versus en cautive-
rio como es el caso de zoológicos. Minervino
et al. (2010) señala un mayor riesgo de ex-
posición al agente en animales silvestres en
cautiverio en comparación a los de vida libre,
dado que los animales en los zoológicos tie-
nen mayores posibilidades de estrés ante las
altas densidades de animales y tipos de dieta,
además de mayores grados de consanguini-
dad (Scott, 1988).
El título más frecuente en los animales
silvestres seropositivos fue de 1/2048 (53.9%)
y solo el 8.2% presentó el título más bajo
(1/64). Información sobre los niveles de
anticuerpos es escasa. Damriyasa et al.
(2004) proponen que la detección de bajos
títulos de anticuerpos en animales puede de-
berse a la presencia de reacciones cruzadas
con otros parásitos Apicomplexa (Eimeria,
Isospora, Sarcocysts), o una disminución de
anticuerpos específicos de T. gondii poste-
rior a una infección primaria.
La mayoría de los anticuerpos anti-T.
gondii fueron IgG (73.4%, [188/332]), cuya
presencia indicaría exposición del parásito en
algún momento de la vida del animal; desarro-
llando generalmente una fuerte respuesta in-
mune, que persistiría toda su vida (Dubey, 2010).
Por otro lado, la toxoplasmosis crónica no siem-
pre puede permanecer latente y más aún en
animales silvestres en cautiverio, los cuales so-
portan situaciones de estrés por múltiples moti-
vos. Todo ello llevaría a la reactivación del pa-
rásito, conllevando que quistes tisulares conte-
niendo miles de bradizoitos se interconviertan a
taquizoitos y desarrollen parasitemia activa nue-
vamente (Dubey, 2010).
Se conoce muy poco sobre las mani-
festaciones clínicas y lesionales ocasionadas
por T. gondii en animales silvestres. En el
estudio no fue posible observar en forma ru-
tinaria a los animales en busca de signos clí-
nicos relacionados al agente infeccioso; sin
embargo, la detección de IgM como marca-
dor de infección aguda (26.6%, [68/256]),
indica que pudieron haberse presentado. Los
signos clínicos pueden ser inespecíficos (pi-
rexia, alteraciones digestivas, anorexia, debi-
lidad progresiva, pérdida de peso, letargia,
etc.) y pasar desapercibidos o ser fatales en
especies susceptibles como canguros
(Bermúdez et al., 2009), guepardos (Lloyd y
Stidworthy, 2007), gato de Pallas (Basso et
al., 2005) y monos ardillas (Cedillo-Peláez et
al., 2011). Es de mencionar que en el esta-
blecimiento se presentó, durante el estudio,
un caso de toxoplasmosis activo en Hystrix
cristata (puerco espín africano) asociado a
signos neurológicos. El diagnóstico fue con-
firmado por serología (IgM) de HAI y luego
de un tratamiento a base de sulfametoxazol
+ trimetropin 30 mg/kg i.m. durante cinco
semanas presentó la remisión de algunos sig-
nos clínicos (ceguera), aunque le quedaron
algunas secuelas neurológicas.
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Los valores más altos de frecuencia a
T. gondii en el presente estudio se registra-
ron en los órdenes Rodentia (90%), Carnivora
(85%) y Cetartiodactyla (82%), seguida del
orden Primate (76%). Estos resultados difie-
ren de otros reportes que describen una ma-
yor susceptibilidad del orden Carnivora por
el consumo de carne, llegándose a reportar
hasta frecuencias de 100% (Sobrino et al.,
2007). Es posible que en este caso, animales
de los órdenes Rodentia y Cetartyodactila
hayan presentado mayores niveles que en el
orden Carnivora debido a que la infección es
mantenida por la contaminación ambiental,
donde los felinos domésticos jugarían un pa-
pel importante en la diseminación de
ooquistes.
Los Perissodactyla registraron la fre-
cuencia más baja (56%), lo cual podría ser
explicado por el nivel de resistencia a la in-
fección por T. gondii en equinos, lo que con-
lleva a la ausencia de signos clínicos en di-
chos animales (Al-Khalidi y Dubey, 1979;
Silva, 2005; Dubey y Jones 2008; García-
Bocanegra et al., 2012).
La seroprevalencia de T. gondii en ani-
males silvestres en cautiverio se ve
influenciada por el tipo de recinto de exhibi-
ción de los animales. Aquellos en instalacio-
nes abiertas o al aire libre presentaron 3.99
veces mayor probabilidad de presentar
anticuerpos a T. gondii que aquellos en re-
cintos cerrados, coincidiendo con el estudio
de De Camps et al. (2008) en EEUU. La
diferencia encontrada entre ambos tipos de
recintos puede deberse a la facilidad con la
que se puede producir el contacto con gatos
y roedores en el zoológico en las instalacio-
nes al aire libre, aumentando la probabilidad
de ingestión de ooquistes y quistes tisulares.
El sexo no estuvo asociado a la
seroprevalencia de T. gondii, tal y como lo
reportó Lopes et al. (2011) en el norte de
Portugal y Silva et al. (2007) en Brasil. Sin
embargo, Miller et al. (2002) señalaron que
mamíferos machos en vida libre son más pro-
pensos a la infección debido a que recorren
largas distancias para establecer y defender
su territorio, teniendo, por lo tanto, mayores
posibilidades de exposición al agente infec-
cioso.
La alta frecuencia de anticuerpos de
anti-T. gondii en gatos errantes o
asilvestrados que viven en el parque zoológi-
co (58.5%) representa una alarmante situa-
ción y refuerza la importancia de estos ani-
males en la epidemiología del parásito. Con-
siderando el potencial de T. gondii en infec-
ciones experimentales, se puede deducir que
un gato asilvestrado en el parque zoológico
puede excretar entre 20 a 150 millones de
ooquistes durante su vida (Dubey, 1995). No
se encontró estudios en este tipo de gatos
para su comparación con los hallazgos en este
trabajo; sin embargo, Silva et al. (2002) y
Troncoso et al. (2015) señalan que gatos de
la calle presentan altas seroprevalencias (27-
52%) debido a un mayor riesgo de exposi-
ción por infección a través de ooquistes o de
la ingestión de quistes tisulares de pájaros o
roedores. Trabajos en gatos de Lima Metro-
politana muestran una seroprevalencia infe-
rior (11%) mediante la técnica de HAI (Ce-
rro et al., 2014).
Se podría postular que los leones,
oncillas, otorongos, tigres, tigrillos, pumas y
gatos de pajonal también podrían servir como
hospederos definitivos y excretores de
ooquistes. El papel de felinos silvestres en la
transmisión del parásito es incierto a diferen-
cia de lo claramente establecido para felinos
domésticos. La capacidad potencial de felinos
silvestre para albergar a T. gondii ha sido
demostrada en felinos en cautiverio en
California, EEU, donde 9 de 12 especies tu-
vieron anticuerpos anti-T. gondii (Riemann
et al., 1975). Estudios más recientes en Bra-
sil mostraron tasas de prevalencia entre 52.8
y 66.7% (Silva et al., 2007; André et al.,
2010; Ullmann et al., 2010). Asimismo, se
han realizado infecciones experimentales para
determinar la excreción de ooquistes a tra-
vés de las heces en jaguares (Puma
yagouaroundi), ocelotes (Felis pardalis),
linces (Lynx rufus) y guepardos (Acinonyx
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jubatus) (Mucker et al., 2006). Sin embar-
go, el papel de estos felinos en la consiguien-
te contaminación ambiental es menos signifi-
cativa que la del gato doméstico errante
asilvestrado (Weiss y Kim, 2007).
Un factor importante para la infección
con T. gondii fue el tiempo de exposición en
cautiverio, encontrando un OR de 4.18 para
el grupo expuesto mayor a 10 años en com-
paración a los otros. Los animales se encuen-
tran en contacto continuo con el parásito,
manteniendo una inmunidad activa y
detectable a edades avanzadas (Dubey y
Jones, 2008; Richomme et al., 2010).
Los hábitos de alimentación no fueron
un factor significativo para la ocurrencia de
infección por T. gondii. Tanto herbívoros,
carnívoros y omnívoros presentaron simila-
res frecuencias en contraste a otros estudios
que muestran mayores prevalencias en car-
nívoros (Smith y Frenkel, 1995; Dãrãbus et
al., 2011). A pesar de que los carnívoros po-
drían ser más vulnerables debido a una dieta
basada en carne fresca producto de la saca
por sobrepoblación de ovejas, cabras, búfa-
los y sajinos del mismo parque zoológico, las
cuales albergarían un alto número de quistes
tisulares viables. La elevada seroprevalencia
en los herbívoros del presente estudio sugie-
re que estos se exponen principalmente al
parásito a través de la ingestión de ooquistes,
provenientes de gatos errantes o a través de
vectores mecánicos (ropa de los cuidadores,
botas, equipo de limpieza, etc.), invertebra-
dos o por roedores, además de aves capaces
de moverse libremente en los ambientes (Hill
y Dubey, 2002; Spencer et al., 2004).
Los roedores (Rattus spp y Mus
musculus) juegan un papel importante en el
ciclo de vida de T. gondii, y constituyen la
fuente principal de infección para gatos do-
mésticos y silvestres. Sin embargo, la frecuen-
cia en Rattus spp (11.29%) no se correlacionó
con la tasa de frecuencia en gatos domésti-
cos errantes (58.54%) en el parque zoológi-
co. Estos resultados indicarían que las ratas
podrían no ser la fuente principal de infec-
ción para los gatos, existiendo otro grupo al-
ternativo de infección como ardillas, ratones
y aves no evaluados en el presente trabajo.
Se debe considerar asimismo, que las inves-
tigaciones en roedores (Rattus spp) han sido
limitadas, y donde se muestra su baja
positividad (Pellizzaro et al., 2017).
Si bien se ha demostrado la persisten-
cia del agente en varias especies silvestres,
falta dilucidar la estructura genética de las
cepas clonales implicadas en la población
expuesta. Existe información sobre el aisla-
miento de T. gondii en fauna silvestre pro-
veniente principalmente de América del Norte,
pero también de Brasil (Yai et al., 2009; Pena
et al., 2011; Cañón-Franco et al., 2013;
Vitalino et al., 2014).
El diagnóstico de la toxoplasmosis pue-
de realizarse por métodos biológicos,
serológicos, histológicos y moleculares, cada
una con diferente sensibilidad, especificidad
y blanco antigénico (Dubey et al., 1995; Lind
et al., 1997). En el presente estudio se utilizó
la técnica serológica de hemaglutinación in-
directa, con un punto de corte >64, prueba
más accesible en el país, la cual se basa en la
propiedad de los anticuerpos anti-T. gondii
de producir aglutinación en la presencia de
eritrocitos sensibilizados con antígenos
citoplasmáticos y de membrana del parásito
(Wiener Lab, 2008). Sin embargo, se requie-
re considerar las posibles reacciones cruza-
das con otros Apicomplexos (Neospora,
Sarcocystis) formadores de quistes tisulares
que pertenecen a la misma familia
(Sarcocystidae) y, por consiguiente, originar
falsos positivos (Nishikawa et al., 2002).
CONCLUSIONES
 Se detectó una alta frecuencia (77.11 ±
4.41 %) de anticuerpos contra Toxo-
plasma gondii en animales silvestres en
cautiverio de los órdenes Carnivora,
Primates, Cetartiodactyla y Rodentia,
con reactividad serológica mayormente
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de IgG (73.4%, casos crónicos) y fuerte
respuesta serológica (1/2048) en el
53.9% de los animales.
 Los factores de riesgo asociados a la
transmisión de T. gondii para animales
de los órdenes Carnivora, Primates,
Cetartiodactyla y Rodentia fueron de
OR: 2.6, 3.6, 4.9 y 8.7, respectivamente.
Asimismo, animales con más de 10 años
en el establecimiento (OR: 4.18) y man-
tenidos en recintos de exhibición abier-
tos (3.99) (p<0.05).
 Roedores (Rattus spp) y gatos (Felis
silvestris f. catus) errantes libres que
deambulan en el centro en cautiverio ex-
hibieron una baja (11.29 ± 6) y modera-
da (58.54 ± 15.2) frecuencia de
anticuerpos anti-T. gondii, respectiva-
mente.
 Se detectaron quistes tisulares en mus-
culatura cardiaca y esquelética (diafrag-
ma) en el 4% (5/124) de los roedores
evaluados; sin embargo, no se pudo de-
mostrar la presencia de T. gondii me-
diante inmunohistoquímica.
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